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RESUMEN
La familia botánica Brassicaceae no sólo posee una reconocida importancia  económica, sino también 
académica y ecológica. Muchos miembros de esta familia son utilizados como alimento, y varios de ellos 
también se utilizan como organismos modelo para el estudio del reino Plantae. Una característica resaltante 
de esta familia es la producción de diversos metabolitos, que pueden conferir ventajas en diferentes papeles 
ecológicos. Aún cuando posiblemente los más conocidos son los glucosinolatos, otros metabolitos también 
presentan características interesantes desde los puntos de vista tanto biológico como químico. Esta revisión 
tiene como objetivo estimular estudios relacionados con las actividades de estos metabolitos y sus posibles 
aplicaciones en la agricultura. 
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ABSTRACT
The botanical family Brassicaceae not only has considerable economic importance, but also academic 
and ecological relevance. Many members of this family are used as food, and several of them are also used 
as model organisms for the study of the kingdom Plantae. A striking feature of the family is the production of 
various metabolites, which confer the family advantages in different ecological roles. Although possibly the 
best known of them are the glucosinolates, other metabolites also exhibit interesting features considered from 
the biological and chemical points of view. This review aims to stimulate further studies related to the activities 
of the metabolites, and their potential applications in agriculture. 
Keywords: Brassicaceae, glucosinolates, secondary metabolism.
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LA FAMILIA BRASSICACEAE: 
GENERALIDADES Y TAXONOMÍA 
La familia Brassicaceae es un grupo de angios-
permas, presente en regiones montañosas y regio-
nes tropicales de todos los continentes, excepto 
en la Antártida (Anjum et al. 2011). Este grupo de 
plantas se encuentran bien definido por la estruc-
tura característica de su flor, a cual se distingue por 
presentar cuatro pétalos dispuestos de manera dia-
gonalmente opuesta, que vista desde arriba recuer-
da la forma de una cruz griega, de allí el antiguo 
nombre de la familia Cruciferae (Anjum et al. 2011; 
Franzke at al., 2011). Esta familia incluye especies 
que poseen un especial interés científico, econó-
mico y agronómico, incluyendo especies modelo 
de estudio biológico (Arabidopsis thaliana y varias 
especies del género Brassica), así como aquellas 
que son ampliamente cultivadas (brócoli, cano-
la, coliflor, colza y diversos rábanos) (Anjum et al. 
2011). Varios de sus taxones son conocidos por su 
habilidad de hiperacumular metales y su tolerancia 
a estos (Arabidopsis spp. y Noccaea caerulescens), 
autoincompatibilidad y la evolución del genoma 
(Arabidopsis lyrata y A. suecica), hábito e interac-
ciones planta-insecto y planta-patógeno (Arabis 
alpine), arquitectura de la planta y adaptación al 
gradiente de agua (Cardamine hirsute), entre otras 
características (Anjum et al. 2011; Franzke et al., 
2011).La familia incluye también más de 120 espe-
cies de arvenses, algunas de ellas consideradas im-
portantes malezas agrícolas cosmopolitas (Sinapsis 
arvensis), otros conforman complejos cultivos-ma-
lezas (Raphanus sativus - Raphanus raphanistrum), y 
algunas son capaces de intercambiar genes, inclui-
dos transgenes, con cultivos bajo condiciones de 
campo, lo cual puede llevar al aumento potencial 
de especies de arvenses  (Warwick, 2011). 
En el sistema Angiosperm Phylogeny Group o 
sistema APG, las Brassicaceae se han clasificado en 
el clado Eurosida II, en el orden Brassicales, que se 
caracteriza por la presencia de glucosinolatos, que 
contienen azufre (Anjum et al. 2011). La división ta-
xonómica dentro de la familia ha sido un aspecto 
muy estudiado a todos los niveles. En efecto, las 
clasificaciones propuestas a partir de mediados del 
siglo XIX fueron consideradas poco satisfactorias, 
pues se apoyaban sólo en características morfoló-
gicas, lo que es cada día es menos aceptado de 
no venir acompañado de estudios moleculares. En 
consecuencia, se han explorado diferentes técni-
cas moleculares para establecer mejor las relacio-
nes filogenéticas, llevando esto a que las plantas 
pertenecientes a la familia se han organizado en 
tribus (Appel y Al-Shehbaz, 2003). Como resultado 
de todo el esfuerzo taxonómico la familia Brassica-
ceae incluye 338 géneros y alrededor de 3709 espe-
cies aceptadas, distribuidas alrededor del mundo 
(Warwick et al. 2006).  Respecto a la historia evo-
lutiva de la familia, Franke et al. (2011) muestran 
una excelente revisión del tema filogenético, en la 
cual resalta la propuesta de eventos de duplicación 
completa del genoma y sus consecuencias en la 
estructura actual de la familia, lo cual confiere más 
robustez a la clasificación actual.
Usos de las plantas de la familia Brassicaceae
Algunos géneros de importancia en la fami-
lia Brassicaceae son Brassica y géneros estrecha-
mente relacionados, tales como Camelina, Cera-
tocnemum, Coincya, Crambe, Eruca, Raphanus 
y Rapistrum (Tabla 1). Dentro del género Brassica 
se incluyen 35 especies de las cuales la mayoría 
son hierbas anuales y algunas perennes (Warwick, 
2011). En el género Camelina, que incluye actual-
mente 11 especies, se destaca C. sativa (tabla 1). 
Crambe es otro de los géneros económicamente 
importantes en esta familia (Warwick, 2011), com-
puesto por cerca de 39 especies (The Plant List, 
2013), con algunas de importancia comercial en 
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aplicaciones industriales (Erickson y Bassin, 1990) 
(tabla 1). Un ejemplo es C. abyssinica cuyo cultivo 
inició en la antigua URSS y se ha investigado en di-
ferentes regiones del mundo como Estados Unidos, 
los Países Bajos y Canadá (Warwick, 2011). 
En el género Eruca, compuesto por sólo tres es-
pecies (The Plant List, 2013), encontramos plantas 
consideradas como malezas, sin embargo en los 
últimos años han sido revaloradas por su uso en la 
cocina moderna, por ejemplo la aurugula o rúculas. 
Se destaca E. sativa (syn. E. vesicaria subsp. sativa 
(Miller) Thell.) una hierba anual (Warwick, 2011) (Ta-
bla 1). Por su parte, el género Raphanus incluye ac-
tualmente sólo dos especies, el rábano (R. sativus) 
cuyo cultivo se ha documentado al menos hasta el 
antiguo Egipto y el rábano silvestre (R. Raphanis-
trum) (Warwick, 2011) (Tabla 1). Sinapsis, cuya es-
pecie más representativa es S. alba es cultivada en 
muchos países de Europa y América del Norte, de-
bido a sus varios usos (Warwick et al., 2006; Warwick, 








B.rapa, B. napus y B. 
oleracea.
Camelina sativa
Las plantas poseen raíces, tallos, hojas, brotes, flores y se-
millas comestibles, los cuales son fuente de aceite e incluso 
algunas son ornamentales
• Especie cultivada durante siglos en Europa para obtener 
aceite, utilizado con fines culinarios y en lámparas. 
• Presenta adaptaciones ante diversas condiciones climáti-
cas, en suelos nutricionalmente pobres y  resistencia a va-
rias enfermedades y plagas
• Actualmente, en Europa se cultiva por su potencial como 
alimento, y en industrias de pintura, tintes, cosméti-
cos y biocombustible, mientras que en América se está 




Kugel y Falk, 2006
Warwick, 2011
Crambe abyssinica
Obtención de aceites a partir de las semillas, fabricación de 
lubricantes (eurocamida) y nylon.
Warwick, 2011
Eruca sativa
Uso como ensalada fresca o como verdura cocida, y del 
prensado de su semilla se obtiene un aceite con usos cos-
méticos, lubricante, y medicinal
Warwick, 2011
Raphanus sativus
Se obtienen raíces y vainas de semillas comestibles, para 
alimentar animales o como abono verde
(Warwick, 2011).
Sinapsis alba
69- Semillas para la producción de mostaza
70- Uso como forraje fresco y abono verde
Warwick et al. 
2006, Warwick, 
2011
Matthiola incana Obtención de ácidos grasos omega3 Yaniv et al. 1997
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Lesquerella fendleri
Se puede cultivar con facilidad en las tierras áridas de Amé-
rica del Norte para la obtención de aceites
Salywon et al. 2005
Lepidium sativum









(Europa y Asia), 
Cochlearia arctica y 





cheiri, y E. diffusum 
(India, Irak, Rusia), 
Hesperis matronalis 
(Europa), Lepidium 
meyenii (América del 
Sur), Lobularia maritima 




mayor explicación en 
casi todos los traba-
jos citados en esta 
tabla.
Lunaria annua
Usos ornamentales, contiene entre 30-40% de aceite, 44% 
de ácido erúcico y 23% de ácido mervónico
Mastebroek y Marvin, 
2000
2011). Otros de los cultivos de Brassicaceae inclu-
yen a Armoracia rusticana, Diplotaxis spp., Eutrema 
wasabi, Lepidium sativum, L. meyenii, Nasturtium 
officinale, Orychophragmus violaceus. Algunas son 
cultivadas como ornamentales y otras como culti-
vos oleaginosos industriales (Angelini et al. 1997; 
Huang et al., 1999) (Tabla 1). 
Un papel desempeñado por algunos miembros 
de esta familia es su actuación como arvenses, lo cual 
si bien no es un uso ocurre frecuentemente y es de 
alto impacto en la agricultura. En Colombia se pre-
sentan especies tales como Brassica spp., Capsella 
bursa-pastoris, Lepidium bipinnatifidum, y Raphanus 
raphanistrum (Fuentes y Romero, 1991; Arrieta, 2000; 
Plaza y Pedraza, 2007) que son consideradas arven-
ses y generan pérdidas económicas importantes. Un 
efecto estudiado es la disminución del rendimiento 
de cultivos tales como el aguacate, algunos cítricos, 
curuba, granadilla, guanábana, piña, mango, mora, 
papaya (Fuentes y Romero, 1991) y uchuva (Plaza y 
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Pedraza, 2007). También se consideran malezas de 
hortalizas como arveja, cebolla tanto de bulbo como 
larga (junca), espárragos, habichuela, pimentón, 
tomate y en otros cultivos como frijol, yuca, pláta-
no, cacao (Fuentes y Romero, 1991) y papa (Arrieta, 
2000). Es oportuno recordar que considerar una es-
pecie vegetal como maleza responde a un criterio 
antropocéntrico y subjetivo, que sigue la definición: 
“plantas que crecen siempre o de forma predomi-
nante en situaciones marcadamente alteradas por 
el hombre y que resultan no deseables por éste, 
en un lugar y momentos oportunos” (Arrieta, 2000), 
obviando cualquier otro potencial que pudieran pre-
sentar, como se ha mostrado arriba. 
Metabolitos en la familia Brassicaceae: produc-
ción y efectos de factores bióticos y abióticos
Tres grupos químicos importantes son produci-
dos por las plantas: fenoles, terpenoides y compues-
tos orgánicos que contienen nitrógeno (Taiz y Zieger, 
2010; Walters 2010). Los terpenos son sintetizados a 
partir de la ruta del mevalonato o la del metileritritol 
fosfato (Taiz y Zieger, 2010; Walters 2010). El primero 
se encuentra en el citosol y es precursor en la pro-
ducción de sesquiterpenos, triterpenos, esteroles y 
politerpenos, mientras que el último se encuentra 
generalmente en los plastidios, y es precursor en la 
ruta que lleva a isoprenos, monoterpenos, diterpe-
nos y carotenoides (Lichtenthaler, 1999; Taiz y Zieger, 
2010). Un segundo grupo de metabolitos son los 
compuestos fenólicos, los cuales son sintetizados a 
partir de la ruta del ácido shikímico o la del ácido 
malónico (Taiz y Zieger, 2010; Walters 2010). Por úl-
timo, tenemos los compuestos orgánicos que con-
tienen nitrógeno o azufre y que son sintetizados a 
partir de aminoácidos e incluyen glucósidos ciano-
génicos, glucosinolatos o alcaloides (Jahangir et al. 
2009; Anjum et al. 2011). En la familia Brassicaceae, 
los glucosinolatos son metabolitos que ocurren de 
manera abundante y característica (Jahangir et al. 
2009), gracias a la acción de la enzima mirosinasa 
producen isotiocianatos, nitrilos y otros compuestos, 
cuya concentración varía según el órgano , edad de 
la planta y condiciones ambientales y que poseen 
diversas actividades (Walters, 2010). 
Muchos de estos metabolitos actúan como las 
defensas químicas de las plantas y se clasifican por 
su presencia en dos grupos. El primero incluye las 
que pueden ocurrir de manera permanente, ser 
constitutivas, y están presentas en las superficies de 
los tejidos o almacenadas para ser liberadas al ser 
necesarias, mientras que el segundo grupo incluye 
aquellas cuya síntesis puede ser activada como res-
puesta a un ataque, es decir pueden ser inducidas 
(Agrios, 2005). Las preexistentes son las primeras 
que actúan cuando un patógeno ataca, pero hay ca-
sos en los que estas no son suficientes y la planta 
inicia la producción de todo un arsenal químico. En 
algunos casos se pueden acumular compuestos fe-
nólicos, taninos o de tipo ácido graso como dienos, 
en células de frutos jóvenes, hojas, raíces, o semi-
llas, razón por la cual se cree que éstos proporcionan 
resistencia a los tejidos frente a diversos patógenos 
(Walters, 2010).
Compuestos fenólicos
Se ha propuesto que estos compuestos tienen 
actividad antioxidante en el sistema de defensa de 
la planta y que adicionalmente sirven de apoyo al 
sistema de desintoxicación dependiente de ascor-
bato (Sakihama et al. 2002). Esto se dedujo a partir 
de estudios realizados en células de Arabidopsis, en 
los cuales se determinó la velocidad de absorción 
y concentración de compuestos fenólicos, al ser in-
ducidas respuestas de hipersensibilidad en las plan-
tas (Soylu, 2006). Relacionado con esto ocurre otro 
fenómeno como es la resistencia sistémica inducida 
(RSI), la cual es conocida y discutida en muchos ar-
tículos científicos los cuales, aunque importantes, 
escapan del interés de este trabajo. La RSI ha sido 
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extensamente estudiada a partir del sistema Arabi-
dopsis thaliana, y aun cuando se ha mencionado que 
incluye la producción de compuestos fenólicos en el 
proceso de establecimiento, generalmente se discu-
ten otros aspectos de la bioquímica del fenómeno 
mas orientados a la regulación de la expresión de 
proteínas relacionadas con la patogenicidad (Heil y 
Bostock, 2002; Choudhary et al., 2007; Thakur y So-
hal, 2013; Naznin et al., 2014). 
Compuestos fenólicos y factores bióticos
El conjunto de metabolitos que es liberado 
cuando se produce infección por microorganismos, 
difiere del ambiente químico del tejido infectado y 
del mecanismo de acción del microorganismo que 
ataca la planta (Jahangir et al. 2008; Vereecke et al. 
1997). Por ejemplo en plantas de Brassica rapa in-
fectadas con diferentes especies de bacterias tales 
como Bacillus subtilis, Escherichia coli, Salmonella 
typhimurium, Shigella flexneri, y Staphylococcus 
aureus, se encontraron cambios metabólicos, de 
la planta, que dependían de las especies inocu-
ladas, aunque en todos los casos se evidenció el 
incremento de sinapol-malato y cafeoil-malato (Ja-
hangir et al. 2008).Un ejemplo de respuesta ante el 
ataque por herbívoros, la alimentación por parte 
de un áfido, implica la producción de compuestos 
fenólicos característicos dependiendo de la sali-
va que queda alrededor del sitio de penetración 
(Miles, 1999). La biosíntesis de compuestos fenóli-
cos ha demostrado incrementar la actividad de en-
zimas relacionadas con las defensas de la plantas, 
así como acumulación de los productos de estas 
enzimas, bien sea por la acción del jasmonato de 
metilo o por herbivoría (Jahangir et al. 2009). Para 
comprobar esto Liang et al. (2006), sometieron ho-
jas de B. rapa a la presencia de jasmonato de me-
tilo, y lograron identificar la producción por parte 
de las hojas de cinco fenil propanoides conjuga-
dos con malato (5-hidroxiferuloyl-cafeoil-cumaroil-
feruloil-sinapoil), junto con un incremento en los 
niveles de hidroxicinamatos y fenilpropanoides.
Jahangir et al. (2009) mostraron que la edad de la 
planta también afecta el patrón de fenoles, al en-
contrar que en hojas jóvenes de B. oleracea hay 15 
compuestos, cinco derivados de kaempferol y 10 
derivados de ácido cinámico, mientras que en ho-
jas viejas se detectó el ácido 3-p-cumaroilquinico 
y 13 derivados de kaempferol, hallando sólo dos 
compuestos derivados de kaempferol comunes en 
los dos de grupos de edad.  Por su parte Vallejo et 
al. (2003) encontraron que en cultivares de brócoli 
había incremento de compuestos fenólicos coin-
cidiendo con el desarrollo de las inflorescencias. 
Todo estos hallazgos apuntan a entender la edad 
de la planta como un eventual factor de estrés bió-
tico aún poco explorado a juzgar por la aparente 
baja mención en la literatura.   
Un efecto estudiado es la disminución del rendimiento de cultivos 
tales como el aguacate, algunos cítricos, curuba, granadilla, 
guanábana, piña, mango, mora, papaya (Fuentes y Romero, 
1991) y uchuva (Plaza y Pedraza, 2007).
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Compuestos fenólicos y factores abióticos
Un factor que influye en la variedad de com-
puestos fenólicos producidos es la disponibilidad 
de nutrientes, por ejemplo el estrés producido por 
nitrógeno provoca la expresión de genes de la ruta 
de los flavonoides, mientras que para el caso de la 
disponibilidad de nitrato la ruta directamente afec-
tada es la de los fenilpropanoides (Sousa et al. 2008). 
Se ha mostrado también que en el caso de la fer-
tilización con azufre, el contenido de fenol aumen-
ta entre 96-111 mg y el de ácido gálico a 100 g del 
peso fresco en B. rapa (Jahangir et al. 2009). Otros 
factores ambientales, como temperatura y luz, son 
desencadenantes de vías biosintéticas, de manera 
que las concentraciones de compuestos fenólicos se 
incrementan cuando las plantas están expuestas a la 
luz solar (Jahangir et al. 2009). Un ejemplo claro es el 
efecto de estos factores sobre el contenido de fla-
vonoides (Schonhof et al. 2007). Estos compuestos, 
además de ser parte de los metabolitos, inducidos 
en respuesta a estrés tanto abiótico como biótico, 
hacen parte de los pigmentos de las flores (Taiz y Zie-
ger, 2010).En repollo rojo (Brassica oleraceae) se ha 
demostrado que la radiación UV-B induce a una ma-
yor producción de fenoles solubles (Gitz et al. 1998). 
Adicionalmente, esta radiación incrementa el núme-
ro de flavonoides en Sinapis alba y en Nasturtium 
officinale, en el caso de S. alba la quercetina incre-
menta 10 veces (Reifenrath y Muller, 2007). Para la es-
pecie B. napus, irradiada con UV-B, se ha reportado 
un incremento en la cantidad de flavonoides entre 
70 y 150%, de ellos, cuatro flavonoides fueron identi-
ficados como glucósidos de quercetina y kaempferol 
(Jahangir et al. 2009). En otro estudio Wilson et al. 
(2001), confirmaron que la acumulación de querceti-
na está relacionada con la tolerancia de la planta a la 
radiación UV-B. Las condiciones de temperatura en 
post-cosecha también influyen en el perfil metabóli-
co en las plantas (Jahangir et al. 2009). Por ejemplo, 
el contenido de luteína en brócoli incrementa cuan-
do se mantiene en temperaturas que oscilan entre 
7 y 13°C (Schonhof et al. 2007). En brócoli, col de 
Bruselas, col rizada, y coliflor blanco se observó que 
a medida que aumentaba la actividad antioxidante 
disminuía la pérdida de polifenoles, mientras que 
el congelamiento incrementa los niveles de polife-
noles, como forma de respuesta de la planta al es-
trés (Sikora et al. 2008).  Por su parte, Lo Scalzo et al. 
(2008), describen una comportamiento notorio pues 
demuestran que ocurre una reducción de antociani-
nas totales en el coliflor, y la formación de isómeros, 
al aplicar diferentes pre-tratamientos térmicos, ex-
cepto cuando se calentó el material en microondas. 
Esteroides
Los brassinoesteroides son un grupo de com-
puestos que ocurren naturalmente en las plantas, 
confiriéndole una amplia gama de actividades bio-
lógicas, adicionales a la tolerancia contra un amplio 
espectro de estreses bióticos y abióticos (Krishna, 
Los esteroles han sido reconocidos no sólo como precursores de 
brassinoesteroides y constituyentes de la membrana, sino que 
también son moduladores en el desarrollo de la planta (Jahangir 
et al. 2009). 
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2003). Los esteroles han sido reconocidos no sólo 
como precursores de brassinoesteroides y constitu-
yentes de la membrana, sino que también son mo-
duladores en el desarrollo de la planta (Jahangir et 
al. 2009). Como ejemplo tenemos el resultado de 
tratar B. napus con epibrasinolida, un brassinoeste-
roide, el cual incrementa la tolerancia a varios estre-
ses ambientales como la sequía y el frío. También 
en A. thaliana, se encontró que esta epibrasinolida 
ayuda a superar la inhibición de germinación de las 
semillas causada por estrés salino (Dhaubhadel et 
al. 1999).
Los brassinoesteroides adicionalmente protegen 
la integridad de la membrana, en las semillas de rá-
bano (R. sativus), del estrés oxidativo inducido por 
cadmio, minimizando el impacto del oxígeno reacti-
vo, debido al incremento de la actividad enzimática 
antioxidante, resultando un mecanismo de defensa 
contra el estrés oxidativo (Jahangir et al. 2009). Por 
otra parte, se ha reportado que la expresión génica 
de la sulfotransferasa es inducida por ácido salicílico, 
sugiriendo que hay un incremento en la actividad de 
una proteína antimicrobial, haciendo que las plantas 
respondan a la infección, modulando procesos de 
crecimiento y desarrollo dependientes de esteroides 
(Rouleau et al. 1999). 
Fitoalexinas
A pesar de que muchas fitoalexinas poseen na-
turaleza fenólica, en este trabajo se separan dada 
la importancia de cada grupo de compuestos en 
esta familia botánica. Las fitoalexinas fueron descri-
tas por primera vez por Müller y Börger en 1940, en 
un estudio que realizaban sobre la interacción entre 
Phytophthora infestans y Solanum tuberosum (García 
y Pérez, 2003; Pedras y Ahiahonu, 2005). Muchos de 
estos compuestos son derivados de la ruta biosinté-
tica de los fenilpropanoides y estructuralmente son 
muy diversos, así como sus actividades biológicas 
(Jahangir et al. 2009). Tienen bajo peso molecular y 
algunos actúan como compuestos antimicrobianos 
(Pedras y Ahiahonu, 2005; Ahuja et al. 2012) y se con-
sideran parte del mecanismo de defensa de las plan-
tas (Rodov et al. 1995; Arras y Sanna, 1999; Ortuño et 
al. 2006) y para algunos autores estas son elementos 
claves en el mecanismo de resistencia a infección 
(Oku y Shiraishi, 1995; Hammerschmidt, 1999). Son 
sintetizadas por angiospermas y dicotiledóneas, en 
16 familias, siendo las familias Brassicaceae, Legumi-
nosae y Solanaceae, en las cuales se han identifica-
do más fitoalexinas (García y Pérez, 2003; Ahuja et al. 
2012). La síntesis de estos compuestos, en respuesta 
de defensa, es inducida por diferentes especies mo-
leculares que pueden funcionar como señal, en las 
que se incluyen los ácidos grasos, poli y oligosacá-
ridos, polipéptidos, proteínas (Smith, 1996), etileno, 
lípidos, oligoglucanos, quitosanos, sales inorgánicas 
(García y Pérez, 2003) y jasmonato entre otros (Liang 
et al. 2006). La síntesis se lleva a cabo en las células 
sanas que rodean el lugar afectado, de manera que la 
producción está restringida al lugar de infección (Gar-
cía y Pérez, 2003). Una vez se hace el reconocimiento 
del factor inductor, la velocidad de transcripción del 
ARNm  de diversas enzimas que participan en la bio-
síntesis de las fitoalexinas aumenta, dando paso a la 
aparición de estos compuestos (García y Pérez, 2003). 
En general el tiempo, la tasa de acumulación y las 
cantidades relativas de fitoalexinas producidas, son 
importantes en la resistencia a la invasión por patóge-
nos, y sus actividades son sustancialmente diferentes, 
sin embargo, no se ha establecido las correlaciones 
entre los diversos tipos estructurales y su efectividad 
en el control de la enfermedad (Pedras et al. 2003a). 
Hay evidencia de que la naturaleza química de estos 
metabolitos está correlacionada con la familia de 
plantas que la produce (Pedras y Ahiahonu, 2005). Las 
fitoalexinas pertenecientes a la familia Brassicaceae, 
según Takasugi et al. (1986), tienen una única estruc-
tura, que está conformada por un anillo indol, que 
presenta sustituciones en carbono 3 (C-3), así como 
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adiciones de átomos de azufre y nitrógeno (Harbo-
ne, 1999; Pedras y Ahiahonu, 2005; Ahuja et al. 2012). 
Adicionalmente, algunas fitoalexinas pertenecientes 
a esta familia presentan un grupo tiocarbamato (Is-
lam, 2008) o ditiocarbamato, moléculas que han sido 
empleadas en formulaciones de agroquímicos sinté-
ticos utilizados como fungicidas y herbicidas (Pedras 
y Ahiahonu, 2005; Glawisching, 2007).El primer repor-
te de una fitoalexina identificada en la familia Bras-
sicaceae se hizo en 1986 (Takasugi et al, 1986; Islam, 
2008), actualmente se tiene conocimiento de 44 tipos 
de fitoalexinas (Ahuja et al., 2012), dentro de las cua-
les se encuentran, la waxalexina hallada en Wasabia 
japonica (Pedras et al. 1999), la cauilexina, aislada de 
B. oleracea (Pedras et al. 2006), la brassilexina de B. 
rapa, la camalexina de A. thaliana, la ciclobrassinina, 
la metoxibrassinina, la espiobrassinina, el 3-indolecar-
baldehido (Takasugi et al. 1987; Pérez y Pérez, 2004), 
el brassicanal A (Pedras et al. 2005) y brassitina aislada 
de Raphanus sativus (Monde et al. 1995).Por último, 
las fitoalexinas se encuentran en las plantas en bajas 
concentraciones antes de presentarse algún tipo de 
Tabla 2. Producción de fitoalexinas por las especies de la familia Brassicaceae como respuesta a estreses bióticos o abióticos.
Especies Fitoalexinas Condición o patógeno inductor Referencia
Factores bióticos
Arabis lyrata Camalexina Pseudomonas syringae y Cochliobolus carbonum Pedras et al. 2003b
Thlaspi arvense
Waxalexina A y 
arvelexina




L. maculans Dahiya y Rimmer, 1988
B. oleracea Brassilexina L. maculans Pedras et al. 2006
B. oleraceae
Caulilexina, ciclo-
brassinina y la 
camalexina
Rhizoctonia solani y 
Sclerotinia sclerotiorum
Pedras et al. 2006
Pedras y Aniahonu, 
2005






Pedras y Ahiahonu, 
2004
B. napus Varias fitoalexinas
Diferentes cepas de 
Albugo candida
Pedras et al. 2008
291
ISSN 1900-4699 • Volumen 9 • Número 2 • Páginas 282-305 • 2013
B. juncea Indol-3-acetonitrilo Beauveria bassiana






Pedras et al. 2006
Pedras et al. 2007Pe-
dras et al. 2011).
Raphanus sativus Brassicanal A
L. maculans (teleomor-
fo) y Phoma lingam 
(anamorfo)




Waxalexina A y arvele-
xina (4-methoxyindo-
lyl-3-acetonitrilo)




sitina, brassicanal C, 
caulilexinas A, B y C
Luz UV Pedras et al. 2006
B. napus
Isalexina, brassican-
cate A, rutalexina, 
brassinina, 1-metoxi-
brassinina, spirobras-
sinina, brassicanal A y 
brassilexina
Luz UV Pedras et al. 2004
estrés, de manera que estas son casi imperceptibles, 
pero una vez la planta responde a un estimulo, se 
sintetizan rápidamente (Taiz y Zeiger, 2010). La resis-
tencia por metabolitos, como las fitoalexinas, ocurre 
cuando la concentración es suficiente para impedir 
el desarrollo del patógeno (Agrios, 2005), por lo que 
se podría esperar que la concentración de fitoalexi-
nas adecuada para inhibir el crecimiento de hongos y 
bacterias sea alta. En este punto no hay acuerdo aún 
y los reportes son algo contradictorios, ya que se ha 
reportado que oscila entre 10-4 y 10-6 M (Ebel, 1986), 
aunque Islam (2008) sostiene que la actividad antifún-
gica ocurre a concentraciones de entre 0,1 y 0,5 mM.
Fitoalexinas y factores bióticos y abióticos
Se ha determinado que las fitoalexinas son tóxi-
cas para una amplia gama de microorganismos fito-
patógenos tales como hongos y bacterias, así como 
para herbívoros (Marinelli et al., 1995). Algunas de las 
especies que se reportan susceptibles son Puccina 
coronata (Ebel, 1986), Penicillium digitatum (Carba-
jo, 2004), Phytophthora infestans (Ahuja et al. 2012), 
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Botrytis cinerea (Pedras y Ahiahonu, 2005). Posible-
mente el mecanismo de acción de estos metabolitos 
se da en las membranas celulares, pero el modo de 
acción aún permanece algo confuso, posiblemente 
consecuencia de la gran variedad de moléculas in-
cluidas en esta denominación (Smith, 1996; Ahuja et 
al. 2012). Para el caso específico de las fitoalexinas 
presentes en la familia Brassicaceae se ha detectado 
que los perfiles tanto cuantitativos como cualitativos 
difieren, hecho que se asocia a la resistencia que pre-
sentan las diferentes especies de la familia contra los 
distintos patógenos (Tabla 2). Por ejemplo Camelina 
sativa y Capsella bursa-pastoris muestran resistencia 
a Alternaria brassicae, mientras que Brassica campes-
tris es menos susceptible comparada con B. campes-
tris y B. napus (Conn et al. 1988). Otros ejemplos se 
describen en la Tabla 2. Algo que se hace evidente 
es que muchas de las fitoalexinas exhiben actividad 
antifúngica contra fitopatógenos importantes a nivel 
económico, por ejemplo, Botrytis cinerea por su parte 
ha sido afectado por brassilexina, camalexina y ciclo-
brassinina según Pedras et al. en 2011. Sin embargo, 
algunos fitopatógenos pueden presentar enzimas ca-
paces de desintoxicar las fitoanticipinas o fitoalexinas 
producidas por su hospedero (Van Etten et al. 1995; 
Pedras y Ahiahonu, 2005). 
Tal vez la fitoalexina que más ha sido estudiada es 
la camalexina, puesto que es sintetizada por A. thalia-
na, lo cual ha hecho posible establecer más hongos 
que son susceptibles a este compuesto, dentro de es-
tos se encuentran: Alternaria bassicae, A. brassicola, 
Botrytis cinerea, Blumeria graminis, Cochliobolus car-
bonum, Colletotrichum higginsianum, Erysiphe pisi, 
Golovinomyces orontii, Hyaloperonospora parasítica, 
Plectosphaerella cucumerina, Puccinia triticina y los 
oomycetos Phytophthora brassicae, P. infestans, P. po-
rri, Pythium sylvaticum, entre otros (Ahuja et al. 2012).
El sistema de defensa de respuesta inducida es acti-
vado cuando la planta se expone a diferentes tipos de 
estrés biótico (Bruce y Pickett, 2007). La actividad de 
los glucosilonatos así como de sus productos contra 
varios microorganismos ha sido reportada (Jahagir et 
al. 2009). El primer reporte de actividad antibacteriana 
fue hecho en 1954 por Kjær y Conti, y para el caso de 
la actividad anticancerígena el primer reporte se tiene 
desde 1967 con el trabajo realizado por Drobnica et al. 
(1967) (Fahey et al. 1997; Fahey y Stephenson, 1999).
Los factores abióticos también provocan respues-
tas en algunas especies de Brassicaceae, producien-
do diferentes fitoalexinas (Tabla 2). El cloruro de cobre 
ha mostrado su capacidad para inducir efectivamente 
la producción de fitoalexinas en varias especies de 
Brassicaceae (Jahangir et al. 2009) y se  ha reporta-
do también que la concentración de spirobrassinina 
fue cuatro veces mayor (167 nmol/ gramo de peso 
fresco) a la que se observa en interacciones bióticas 
y abióticas, cuando se usaba la mayor concentración 
de cloruro de cobre, después de dos días de exposi-
ción (Pedras et al. 2008). Este efecto se ha probado en 
hojas de Brassicaceae como canola y colza (B. rapa), al 
acumular spirobrassinina, ciclobrassinina, rutalexina, 
rapalexina A y B, brassinina, brassilexina y brassianal 
C, aparte de fitoalexinas como, indolyl-3-acetonitrilo, 
caulilexina C y arvelexina, luego de haber sido trata-
das con cloruro de cobre (Pedras et al. 2003b). La luz 
UV, es otro de los factores ambientales importantes 
en la inducción de fitoalexinas Algunos ejemplos es-
pecíficos se muestran en la Tabla 2.
Glucosilonatos 
Los glucosinolatos son metabolitos secundarios 
derivados de aminoácidos (Fahey et al. 1999; Ja-
hangir et al. 2009; Vig et al. 2009). Estos metaboli-
tos han sido ampliamente estudiados junto con el 
contenido de aceites y ácidos grasos de las semi-
llas, producidos por las Brassicaceae, principalmen-
te por su constitución química y contenido (Anjum 
et al. 2011; Warwick, 2011). Estos metabolitos y sus 
productos de hidrólisis son los que confieren los 
olores y sabores característicos a las Brassicaceae. 
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Adicionalmente son importantes en la defensa quí-
mica de las plantas frente a patógenos, herbívoros 
y algunas arvenses (Clauss et al. 2006; Anjum et al. 
2011; Warwick, 2011). Han sido reportados más de 
96 glucosinolatos en la familia Brassicaceae, de los 
cuales la mayoría son únicos para ciertas especies y 
géneros (Anjum et al. 2011). Sin embargo los glucosi-
nolatos no están limitados a las brassicáceas, de he-
cho se han reportado en al menos 500 especies de 
angiospermas dicotiledóneas con uno o más de los 
120 glucosinolatos conocidos (Fahey et al. 1999).To-
das las Brassicaceae son capaces de sintetizar gluco-
sinolatos (Angelini et al., 1997; Jahangir et al. 2009; 
Warwick, 2011). Se han realizado muchos estudios 
sobre los estos metabolitos secundarios presentes 
en especies silvestres, tales como Brassicae olera-
cea, Cakile spp., Capsiella bursa-pastoris, Diplotaxis 
tenuifolia, Elysium allionii, E. cheiri, E. vesicaria, E. 
vesicaria sub sp sativa, H. matronalis, L. fendleri, L. 
marítima, Lepidium peruvianum, Matthiola longipe-
tala (Warwick, 2011). Muchas de estas plantas tienen 
potencial para ser cultivables con el fin de obtener 
productos farmacéuticos, por ejemplo, el sulforafa-
no, el cual es efectivo contra patógenos como bac-
terias, levaduras, hongos, micoplasmas, protozoos, 
nematodos y virus (Warwick, 2011). 
Los glucosinolatos son inducidos por diversos 
factores, dentro de los cuales se encuentran heridas 
o el ataque de patógenos (Butcher et al. 1974), insec-
tos y herbívoros (Fahey et al. 1999), los reguladores 
de crecimiento (Bodnaryk, 1994; Bodnaryk y Yoshi-
hara, 1995), el estrés salino (Bones y Rossiter, 2006), 
diversos factores ambientales (Booth y Walker, 1992; 
Fahey y Stephenson, 1999), la densidad del cultivo 
(Haramoto y Gallandt, 2004)  o algunas moléculas 
de señalización de las plantas, incluyendo el trata-
miento con ácido salicílico, ácido jasmónico y metil 
jasmonato (Jahangir et al. 2009). Seguido al daño 
del tejido, los glucosinolatos inician el proceso de 
hidrólisis. Este proceso es catalizado por la enzima 
mirosinasa que hidroliza los glucosinolatos a aglico-
nas inestables, lo cual lleva a la producción de una 
variedad de productos que abarcan isotiocianatos, 
tiocianatos y nitrilos. La naturaleza de estos depende 
de las condiciones de hidrólisis y del glucosinolato 
en particular (Manici et al. 2000; Pérez y Pérez, 2004; 
Jahangir et al. 2009; Vig et al., 2009). Los más nume-
rosos son aquellos que contienen cadenas de car-
bono lineales o ramificadas, muchos tienen dobles 
enlaces, grupos hidroxilo o carbonilo o enlaces de 
azufre en diferentes estados de oxidación y un ter-
cio del total de glucosinolatos contiene un átomo de 
azufre (Fahey et al. 1999). La biosíntesis de los glu-
cosilonatos tanto alifáticos como indólicos se divide 
en tres pasos que son: el reclutamiento de los ami-
noácidos precursores y la elongación de la cadena 
lateral, posteriormente la formación del núcleo es-
tructural de los glucosinolatos y, finalmente, se lleva 
a cabo la modificación de la cadena lateral (Chan et 
al. 2010; Sønderby et al. 2010; Björkman et al. 2011). 
Sin embargo los glucosinolatos no están limitados a las 
brassicáceas, de hecho se han reportado en al menos 500 
especies de angiospermas dicotiledóneas con uno o más de los 
120 glucosinolatos conocidos (Fahey et al. 1999). 
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Los glucosinolatos son agrupados en clases según 
las similitudes estructurales que presentan (Vig et 
al. 2009), y entre los más estudiados están los alifá-
ticos, aromáticos, heterocíclicos y metiltioalquilicos, 
principalmente encontrados en los cultivos pertene-
cientes al género Brassica (sinigrina, gluconasturtiin 
y gluconapin, entre otros) (Oerlemans et al. 2006).
En algunos tejidos de Brassica, el contenido de 
glucosinolatos reportado es de 1% en peso seco, sin 
embargo, en las semillas puede llegar a ser del 10% 
en algunas plantas, lo cual representa la mitad del 
contenido de azufre en semillas (Josefsson, 1970). 
Muchas especies contienen un número limitado de 
glucosinolatos, menos de una docena, aunque al 
menos 23 diferentes glucosinolatos se han identifi-
cado en Arabidopsis thaliana (Fahey et al. 1999). La 
distribución de glucosinolatos ha sido estudiada en 
varios órganos de las plantas, tanto cuantitativamen-
te como cualitativamente, mostrando diferencias 
entre las raíces, hojas, tallos y semillas (Fahey et al. 
1999). Por ejemplo, las semillas o brotes jóvenes de 
bróccoli (Brassica oleracea var. italica) puede conte-
ner entre 70 y 100 µmol totales de glucosinolatos por 
gramo de tejido fresco, con <1% de indol-glucosi-
nolatos y el balance consiste casi en su totalidad de 
glucosinolatos alifáticos, glucoraphanina, glucoeru-
cina y glucoiberina (Fahey et al. 1997).  
La concentración de glucosinolatos varía depen-
diendo de la especie, el órgano y el estado en el 
cual se encuentre la planta (Malik et al. 2010). Por 
ejemplo en la especie Raphanus sativus se han re-
portado glucosinolatos indólicos como 3-indolmetil 
glucosinolato, 1-metoxi-3-indolmetoxi glucosinolato 
y 4-hidroxi-3-indolmetil glucosinolato, presentándo-
se el primero en las hojas, el segundo y el tercero en 
diferentes órganos de las plantas, aunque el último 
también se encuentra en las semillas con un conte-
nido de 37 y 87 µmol/g de semilla (Changdai, 1984; 
Sang et al., 1984; Pérez y Pérez, 2004). En las hojas de 
las plantas de esta especie también se han encontra-
do glucosinolatos alifáticos y aromáticos tales como, 
4-metilpentilo isotiocianato, el bencil isotiocianato, 
el 4-(metiltio)-3-butenilo isotiocianato, el 4-(metiltio) 
butil isotiocianato, el 5-(metiltio)-4-pentenonitrilo, 
el 2-feniletilo isotiocianato, el benzenopropanoni-
tril y el 4-(metiltio)-3-butenil isotiocianato (Wei et al. 
2002). Los cultivos, en estado reproductivo, pueden 
alcanzar entre 1 y 4 µmol de glucosinolatos totales 
por gramo de peso fresco, presentando glucosino-
latos de naturaleza alifática e indólica, en concentra-
ciones que pueden llegar a ser similares (Fahey et 
al. 1997; Fahey y Stephenson, 1999). La edad de la 
planta es uno de los determinantes  importantes en 
la composición de glucosinolatos a nivel cuantitati-
vo y cualitativo (Fahey et al. 1999), siendo los tejidos 
jóvenes aquellos que tienen la mayor cantidad de 
glucosinolatos (Ludvick-Müller et al. 2000; Blažević y 
Mastelić, 2009).Para el caso de Raphanus raphanis-
trum se han reportado glucosinolatos como glucoi-
berina, glucorafanina, gluconapina, glucobrassicina, 
La concentración de glucosinolatos varía dependiendo de la 
especie, el órgano y el estado en el cual se encuentre la planta 
(Malik et al. 2010). 
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glucosinalbina, gluconasturtina, progoitrina, glu-
coerucina, glucorafenina y glucotropaeolina (Malik et 
al. 2008), aunque los tres últimos conforman más del 
90% para esta especie, con contenidos que varían 
entre las etapas de desarrollo, por ejemplo en los 
cotiledones hay 5.70 mol/planta, en floración es de 
1942.2 mol/planta y en estado de silicua (frutos) este 
contenido disminuye un 35% (Malik et al. 2010). Aun-
que también hay reportes de altas concentraciones 
en los órganos reproductivos, como en las inflores-
cencias (25-30 µmol/g), en las silicuas (15-25 µmol/g) 
y en las semillas (63 µmol/g) (Brown et al. 2003). En 
otros órganos, como la raíz, se encuentra alrededor 
de 5,3 y 12,92% del contenido de glucosinolatos, 
mientras que en las flores hay 11,83% y en la etapa 
final, es decir cuando se presentan los frutos, glu-
cosinolatos como la glucoiberina está presente en 
todos los órganos de la planta (Malik et al. 2010). 
Efecto de las moléculas de señalización en la 
producción de glucosinolatos
En las Brassicaceae las moléculas de señaliza-
ción pueden cambiar el perfil de glucosinolatos. En 
el caso de A. thaliana, las respuestas a diferentes 
condiciones de estrés son coordinadas por la inte-
racción de varios sistemas de señalización, entre las 
cuales se incluyen las vías mediadas por jasmonato, 
ácido salicílico y etileno (Mewis et al, 2005; Jahangir 
et al. 2009). Se ha demostrado que plantas de B. na-
pus expuestas a metil jasmonato (MeJA) acumulan 
glucosinolatos de naturaleza indólica en sus hojas y 
la cantidad de estos depende de la concentración 
de MeJA aplicado (Dougthy et al. 1995), en hojas 
de B. rapa, un incremento en los niveles de glucosi-
nolatos fue observado después de la inducción con 
MeJA (Liang et al. 2006). Ludwig-Müller et al. (1997), 
trabajando con variedades resistentes y susceptibles 
de B. campestris expuestas a ácido salicílico y jasmo-
nato, encontraron un incremento en la cantidad de 
glucosinolatos totales, sin embargo, la respuesta era 
dependiente del tipo de tratamiento aplicado. En 
este caso el jasmonato indujo la producción de glu-
cosinolatos indólicos sólo en las hojas, mientras que 
con ácido salicílico los glucosinolatos se presentaron 
tanto en hojas como en raíces (Ludwig-Müller et al. 
1997). Un par de ejemplos adicionales, son un estu-
dio realizado para determinar el contenido de gluco-
sinolatos en hojas y cotiledones de B. napus, B. rapa 
y B. juncea, se encontró que el contenido de gluco-
brassicina y 4-hidroxiglucobrassicina se incrementa-
ba hasta 20 veces después de haber tratado dichos 
órganos con jasmonato y metil jasmonato  (Bodnaryk, 
1994), mientras que Mollers et al. en 1999 usando 
B. napus tratadas con ácido abscísico reportaron la 
producción de niveles bajos de glucosinolatos indó-
licos. En conclusión, la regulación por moléculas de 
señalización parece ser un fenómeno quizás compli-
cado por la transducción de señales ambientales. 
Efecto de la herbivoría en la producción de 
glucosinolatos
Los niveles de glucosinolatos incrementan, y su 
composición puede ser alterada, en respuesta a un 
ataque de herbivoros en varias especies de Brassi-
caceae (Bruce y Pickett, 2007). Evidencia de esto fue 
el estudio realizado con dos especies silvestres de 
Brassica, B. nigra y B. oleracea, que fueron infestadas 
con larvas de Delia radicum, la respuesta sistemática 
difiere entre especies. Para el caso de B. nigra los 
niveles de glucosinolatos incrementaron constante-
mente en el periodo de crecimiento, casi duplicando 
la concentración inicial después de 14 días de infes-
tación. En B. oleracea no hubo cambio significativo 
en los niveles de glucosinolatos, comparado con los 
tratamientos control (Van Dam y Raaijmakers, 2006). 
Una respuesta similar fue observada en A. thaliana 
en respuesta a Myzus persicae (Jahagir et al. 2009), 
entre otros casos en los que se han reportado por 
varios autores citados por Jahangir et al. (2009). Cole 
(1997) encontró en hojas de B. oleracea var. capita 
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cv offenham compacta una concentración inusual 
del glucosinolato 2-hidroxi-3-butenil, lo cual posi-
blemente hace que dicha variedad sea más suscep-
tible a Brevicoryne brassicae, comparada con otras 
B. oleracea examinadas. Esto le permitió llegar a la 
conclusión de que el incremento en la producción 
de 4-pentenilglucosinolato, con una reducción pro-
porcional en los glucosilonatos 2-hidroxi-3-butenil 
y 2-propenil, puede proporcionar a los cultivos de 
Brassica resistencia parcial a B. brassicae. Esto hace 
parte de la evidencia sobre la influencia que tienen 
las estructuras y los niveles de glucosinolatos, en la 
interacción entre planta-hospedero para herbívoros 
generalistas y especialistas (Jahangir et al. 2009). 
 
Efecto de los patógenos en la producción de 
glucosinolatos 
Los patosistemas también son afectados por la 
presencia de gucosinolatos en las plantas, determi-
nando en algunos casos la posibilidad de su esta-
blecimiento o no. Sin embargo, como puede verse 
más adelante, la respuesta no es necesariamente 
consistente o universal.El contenido total de gluco-
sinolatos presente en una variedad de repollo resis-
tente y otra susceptible a la enfermedad causada 
por Plasmodiophora brassicae, reveló que la canti-
dad de estos metabolitos variaba significativamente 
entre las variedades, mientras que la variedad sus-
ceptible tenía un alto contenido de glucosinolatos 
alifáticos, la resistente mostró un alto contenido 
de glucosinolatos aromáticos (Ludwig-Müller et al. 
1997). En cuanto a la actividad contra hongos fito-
patógenos, ya en 1967 Drobnica et al. demostraron 
la efectividad de los isotiocianatos contra cepas de 
Aspergillus niger, Penicillium cyclopium y Rhizopus 
oryzae. Por su parte, Mari et al. (1993) encontraron 
que los glucosinolatos son inactivos contra pató-
genos tales como B. cinerea, Monilinia laxa, Mucor 
pririformis, Penicillium expansum y Rhizopus stolo-
nifer, mientras que los isotiocianatos resultan tener 
actividad biocida contra estas mismas cepas, aun-
que con intensidad y especificidad variable. Este 
tipo de actividad también se demostró en contra de 
Gaeumannomyces graminis, dónde la curva de dosis 
respuesta de los isotiocianatos mostró inhibición del 
hongo desde concentraciones bajas (10-1 M L-1), con 
un porcentaje de inhibición del 60-80% con respec-
to al control (Angus et al. 1994). En 1996, Doughty 
et al. describieron el catabolismo de los glucosino-
latos durante la infección y subsecuente liberación 
de isotiocianatos, junto con dimetil disulfuro, dime-
til trisulfuro y 4-oxisforona, al inocular semillas de B. 
rapa con Alternaria brassicae (Jahangir et al. 2009). 
Los isotiocianatos como 2-propenil, etil, butil, feni-
letil, bencil o fenil isotiocianato, han reportado te-
ner actividad contra Fusarium oxysporum (Smolinska 
et al. 2003) y F. graminearum (Kirkegaard y Sarwar, 
1998) aunque el efecto sobre estos es fungistático. 
Otros isotiocianatos como 2-feniletil y alil isotiocia-
nato inhibieron Alternaria alternata (Troncoso et al. 
Los patosistemas también son afectados por la presencia de 
gucosinolatos en las plantas, determinando en algunos casos la 
posibilidad de su establecimiento o no. 
297
ISSN 1900-4699 • Volumen 9 • Número 2 • Páginas 282-305 • 2013
2005). Con respecto a la actividad antibacteriana 
se ha reportado eficacia contra P. fluorescens, S. al-
bus (Johns et al. 1982), así como contra B. subtilis, 
B. stearothermophilus, S. thermoviolaceus y E. coli 
(Brabban y Edwards, 1995; Hashem y Saleh, 1999).
 
Efecto de la nutrición mineral en la producción de 
glucosinolatos
El uso de fertilizantes, con bajo contenido de ni-
trógeno y alto de azufre, favorece un incremento en 
la acumulación de glucosinolatos indólicos, alifáticos 
y aromáticos (Jahangir et al. 2009). Por ejemplo, el uso 
de un fertilizante de azufre incrementó la producción 
de glucosilonatos, gluconaparina, sinigrina y protoitri-
na (Kaur et al. 1990). En B. rapa, el total de glucosino-
latos incrementó en respuesta a la disponibilidad de 
azufre (Kim et al. 2002) así como en B. oleracea (Kop-
sell et al. 2003). Por otra parte, tres cultivares de brócoli 
mostraron un incremento en el contenido total de glu-
cosinolatos, al iniciar el desarrollo de las inflorescen-
cias, seguido por la rápida disminución en función de 
la fertilización con azufre (Vallejo et al. 2003). Por otra 
parte, la presencia excesiva de selenio afectó el con-
tenido de los glucosinolatos en general y en particular 
de sulforafano, el cual disminuyó (Robbins et al. 2005). 
También en brócoli se mostró que el estrés salino in-
crementa el contenido de glucosinolatos, lo cual indi-
ca un posible papel de estas moléculas en la respuesta 
a dicho estrés (Lopez-Berenguer et al. 2008). Aunque 
también se han encontrado excepciones, como es 
el caso de B. rapa en donde el estrés por cadmio no 
produjo cambios en la producción de glucosinolatos 
(Siemens et al. 2002). 
Efecto de la temperatura y la radiación en la 
producción de glucosinolatos
Existe una relación entre la temperatura, la radia-
ción y el contenido de glucosinolatos, aunque la sín-
tesis de cada glucosinolato se ve afectada de manera 
diferente por cada uno de estos factores (Schonhof et 
al. 2007; Volden et al. 2008). La concentración de glu-
cosinolatos en canola (B. napus) se incrementa cuando 
esta planta es sometida a un estrés por temperatura, 
de 40°C, durante 15 días en etapa de crecimiento (Ak-
souh et al. 2001). Para temperaturas inferiores a 12°C, 
las plantas experimentan una disminución del 29% 
de glucosinolatos en todos los tejidos de esta planta 
(Pereira et al. 2002). La variación estacional influye en 
el contenido de glucosinolatos alifáticos, indol, y aro-
máticos en tres variedades de B. oleracea (Cartea et 
al. 2008). El mismo efecto se observó en el brócoli, al 
incrementar el contenido de glucosinolatos alifáticos 
(en especial de glucorafanina) cuando se mantienen 
a temperaturas medias diarias entre 7 y 13°C en com-
binación con radiación media diaria de 10 a 13 mol 
m–2 día-1 (Schonhof et al. 2007). El efecto de la radia-
ción puede depender de la especie, como en el caso 
de Nasturtium officinale y S. alba, en la que se habían 
identificado diferentes glucosinolatos alifáticos e in-
dólicos. La concentración de estos se ve influenciada 
por el tratamiento con UV más en N. officinale que en 
S. alba (Reifenrath y Muller, 2007). Así mismo cuando 
las plantas son expuestas a un fotoperiodo mayor a 14 
horas de luz ocurre un incremento en estos metaboli-
tos secundarios (Charrom y Sams, 2004). 
Efecto del pH, el agua y el CO2 en la producción 
de glucosinolatos
El pH del suelo es otro factor determinante de la 
cantidad de glucosinolatos que hay en la planta, se 
ha demostrado que la degradación de la mirosinasa 
es dependiente de esta variable, además se sabe que 
los isotiocinatos se producen en pH neutro (Bones y 
Rossiter, 2006). Por su parte, el agua es otro factor in-
fluyente puesto que aquellas plantas con poco riego, 
aumentan el contenido de glucosinolatos (Radovich et 
al. 2005; Zhang et al. 2008). Al igual que los otros fac-
tores, el CO2 también es importante, debido a que las 
plantas que están expuestas a altas concentraciones 
de este gas presentan un aumento en el contenido de 
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glucorafanina y glucoiberina, mientras que los gluco-
sinolatos indólicos disminuyen (Karowe et al. 1997).
Efecto de las condiciones de almacenamiento 
después de la cosecha en la producción de 
glucosinolatos
La ruptura física de las plantas en la postcose-
cha (masticar, picar, mezclar, hacer jugo, cocción, 
congelación/descongelación, altas temperaturas) 
conduce a la pérdida de la compartimentalización 
celular. Esta situación favorece el contacto de los 
glucosinolatos con la enzima mirosinasa de don-
de resulta la formación de isotiocianatos (Jahan-
gir et al. 2009), nitrilos, tiocianatos, epitionitrilos y 
oxazolidinas (Bones y Rossiter, 2006). Cuando las 
plantas se almacenan a temperatura ambiente (12-
22°C), no hay pérdida significativa en el contenido 
de estos metabolitos secundarios, pero el conte-
nido disminuye en las variedades hortícolas como 
brócoli, coliflor, coles de bruselas y repollo verde, 
cuando son almacenados en un refrigerador do-
méstico (4-8°C) durante 7 días. Algunos de estos 
metabolitos son gluicoberina, glucorafanina y glu-
coalisina, los cuales disminuyen más que la sinigri-
na, gluconapina y progoitrina (Song y Thornalley, 
2007). Los glucosinolatos son los compuestos más 
afectados en las hojas de Eruca vesicaria, al dejar-
las expuestas al aire, el contenido se redujo entre 
un 4 y 33%, mientras que cuando se expusieron a 
bajas concentraciones de O2 y altas de CO2 la dis-
minución fue entre 60 y 100% (Martinez-Sanchez et 
al. 2006), sin embargo, el contenido de glucorafa-
nin y glucoiberin aumentó (Karowe et al. 1997). El 
almacenamiento de vegetales a -85°C puede cau-
sar pérdidas significativas de glucosinolatos debi-
do a la ruptura de congelación/descongelación de 
las células vegetales dando lugar a una conversión 
enzimática de glucosinolatos e isotiocianatos du-
rante la descongelación (Song y Thornalley, 2007). 
También una disminución significativa se detectó 
en los vegetales del género Brassica en 4 y 20°C 
(Winkler et al. 2007). Por otro lado, los glucosino-
latos indólicos y alifáticos en brócoli incrementan 
durante un periodo de almacenamiento de 7 días a 
7-13°C (Schonhof et al. 2007). 
CONCLUSIONES
La familia Brassicaceae posee muchas caracterís-
ticas biológicas interesantes, no solo por su diversi-
dad, plasticidad e historia evolutiva, si no también 
por su potencial de uso en la alimentación y en la 
obtención de substancias útiles en otros ámbitos.
Este último aspecto descansa en su metabo-
lismo  secundario, el cual ha sido estudiado de 
manera más o menos intensiva en particular en lo 
referente a la producción de los glucosinolatos. Sin 
embargo, otros metabolitos y su regulación han 
sido también considerados, pero falta lo que pa-
rece ser un largo camino por recorrer en esta área.
Fue parte del interés en la preparación de esta 
revisión llamar la atención sobre el tema y estimu-
lar investigaciones en el área.
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